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INTRODUCCIÓN
La domesticación de animales y de plantas (cultivo) es el proceso por el cual una población 
de una determinada especie es sometida a selección y a consecuencia de ello pierde, adquiere o 
desarrolla, ciertos caracteres morfológicos, fisiológicos o de comportamiento, que son heredables. 
Centrándonos en la domesticación de especies en acuicultura, una de las disciplinas más impor-
tantes es la genética. La genética aporta información crucial, a la hora de iniciar y lograr el cultivo 
sostenible de las especies.  Es de utilidad en los siguientes aspectos: i) la identificación o genotipado 
de los individuos, que es la base de los estudios genéticos posteriores, ii) el análisis del pedigrí, para 
determinar quiénes son los progenitores de un individuo, iii) la caracterización genética de stocks de 
reproductores, iv) la caracterización genética de las poblaciones naturales, selección y mejora gené-
tica y estudios de trazabilidad.
Para profundizar sobre esto, os recomiendo leer el artículo adjunto (Genética en Acuicultura, 
Fundación OESA)
El Lenguado senegalés
La especie cultivada con la que vamos a 
trabajar en este proyecto es Solea senegalensis, 
o lenguado senegalés. Se encuentra en el mar 
Mediterráneo y en las costas atlánticas desde el 
golfo de Vizcaya hasta Senegal. Esta especie se ha 
sometido a cría intensiva en acuicultura por su alto 
valor comercial y el rápido desarrollo de los hue-
vos. A pesar de estas características favorables, 
todavía hay problemas para su cultivo, fundamen-
talmente por causas inherentes a la especie como 
las dificultades que presenta su reproducción en 
cautividad.
Reproducción de Solea senegalensis
El cultivo del lenguado se basa, al igual que en el resto de especies, en la estabulación de 
peces salvajes obtenidos del medio marino para la formación de lotes de reproductores, que se repro-
ducen generando larvas de la generación F1.  La reproducción del lenguado senegalés en cautividad 
se comenzó a estudiar en la década de los 80 y continúa hoy en día (Rodríguez et al., 1982). Hasta 
el momento, se ha demostrado que en lenguados existe una gran influencia de las pautas de cortejo 
sexual y la acción de feromonas sobre el proceso de fecundación en el tanque (Agulleiro, 2008). 
En el caso del lenguado senegalés, los peces F1 suelen presentar problemas reproductivos en edad 
adulta,  mientras que las  hembras F1  son capaces de producir huevos fertilizados con puestas es-
pontáneas siempre y cuando estén acompañadas por machos salvajes (Mañanós, 2011). Además, 
se ha demostrado que los machos F1 no tienen un comportamiento de cortejo normal (Carazo et al., 
2009). 
Figura 1. Distribución geográfica de S. senegalensis (color 
púrpura) según Porta et al. (2006). 
La causa de este comportamiento anómalo continua siendo un enigma y por esta razón, la 
investigación sobre este tema es de suma importancia para solucionar este cuello de botella en el 
cultivo de S. senegalensis. 
Este problema afecta negativamente a su viabilidad y a la rentabilidad económica como cul-
tivo a escala industrial, pues impide la producción de huevos y larvas de manera controlada y que se 
pueda considerar realmente cerrado el ciclo vital de la especie en cautividad. 
Se ha descrito la fisiología reproductiva en cautividad  y se han ajustado protocolos específi-
cos de manipulación ambiental (fotoperiodo y temperatura), así como tratamientos hormonales, con 
resultados positivos en cuanto a la estimulación de la ovulación y espermiación, e incluso al incre-
mento de la producción de huevos, pero que resultan ser inviables. Hasta la fecha no se han obtenido 
larvas F2, excepto utilizando técnicas de fertilización artificial con esperma criopreservado (Rasines 
et al., 2012).
En algunas zonas del sur de España y Portugal se han conseguido puestas viables procedentes 
de los reproductores salvajes estabulados a lo largo de varios años, aunque se producen de manera 
poco predecible (Dinis et al., 1999; Anguis y Cañavate, 2005).  Se ha detectado una cierta influen-
cia de la alimentación, obteniéndose mejores resultados de puesta en reproductores alimentados con 
comida natural que los que se alimentan con pienso comercial (Norambuena, 2009).
En la actualidad, los alevines de lenguado senegalés presentan un crecimiento optimizado, 
pero el factor limitante sigue siendo la ausencia de métodos para el control de la reproducción bajo 
condiciones de estabulación.
¿QUÉ VAMOS A HACER?
En este proyecto, vamos a identificar a los padres de una puesta de lenguado senegalés ob-
tenida en la planta de cultivos del Centro Oceanográfico de Vigo. Para ello, trabajaremos en varias 
etapas, que comprenderán:
1. Muestreo de aleta de lenguados para su conservación en alcohol y posterior genotipado.
2. Extracción ADN de lenguados, padres e hijos. 
3. Amplificación de unos marcadores genéticos denominados microsatélites utilizando la 
reacción en cadena de la polimerasa (PCR).
4. Visualización del resultado de la amplificación en geles de agarosa. 
5. Preparación de las muestras para genotipar.
6. Visualizar los genotipos marcados con fluorescencia, utilizando el programa GeneMarker 
V2.4.0. Lectura de genotipos.
7. Análisis de los datos obtenidos con un programa sencillo de asignación a parentales.
8. Identificación de los individuos heterocigotos y homocigotos, y mediante una sesión dem-
ostrativa de aplicación del programa PARENTE. 
El objetivo es comprobar la utilidad de la técnica y sus limitaciones para la identificación de 
los parentales de lenguado. Esperamos que con vuestra implicación en este proyecto descubráis la 
utilidad que tiene la genética en la acuicultura.
¿PARA QUÉ VAMOS A HACERLO?
Se trata de responder a una sencilla pregunta: 
¿Qué tipo de individuos hemos de poner en los tanques de lenguado para que haya puesta? 
En todos los centros de cultivo donde se ha intentado, ha habido muchas dificultades para 
obtener puestas de lenguados nacidos en cautividad (denominados F1, los individuos salvajes son 
los que provienen de la naturaleza).  Como vimos en la introducción, parece existir una relación di-
recta con la ausencia de comportamiento de cortejo en los machos F1. Para comprobar si se trata 
de un problema de aprendizaje, en 2010 se prepararon dos tanques con reproductores (Parentales). 
En uno de ellos se pusieron juntos hembras F1, machos salvajes y machos F1 (denominado T6) y en 
el otro Hembras salvajes con machos salvajes y machos F1 (denominado T7). En 2011, se obtuvi-
eron puestas espontáneas en ambos tanques, pero únicamente una de las puestas del T6 resultó ser 
apta para el cultivo. Los ejemplares se mantienen en el Centro Oceanográfico de Vigo (COV), así que 
muestrearemos su aleta caudal in vivo para poder llevar a cabo este proyecto.
Con el método de asignación que vamos a aplicar, trataremos de identificar a los padres de 
las puestas para establecer el diseño de los tanques de reproductores en el futuro y asegurarnos que 
vamos a tener puestas.
¿CÓMO VAMOS A HACERLO?
Muestreo de lenguados
Prepararemos tubos eppendorf de 1,5ml con alcohol, tijeras, pinzas, papel y rotuladores in-
delebles. 
En nuestro caso, los parentales ya están muestreados y un trozo de aleta caudal se conserva en 
alcohol en el laboratorio de biología molecular del COV. La identificación de los individuos se efectúa 
mediante la lectura de un chip que previamente hemos insertado en su músculo. El número de chip 
se escribe en el tubo y así se consigue mantener la trazabilidad de los individuos.
Nosotros haremos lo mismo con la descendencia. Para evitar confusiones, sacaremos del 
tanque un solo ejemplar cada vez. Lo ponemos sobre la mesa de muestreo y lo tapamos con un paño 
para que permanezca a oscuras mientras hacemos el muestreo. De este modo, el estrés del individuo 
por estar fuera del agua es menor. Con una tijera cortamos un trozo pequeño de aleta caudal y lo 
introducimos con pinzas en un tubo eppendorf con alcohol. Lo marcamos con un chip y apuntamos 
la referencia del chip en el tubo.
Cada uno de vosotros lo hará con un ejemplar. Es extremadamente importante asegurarse de 
que el código del chip está apuntado correctamente. En caso contrario, los datos obtenidos no ser-
virán para nada, pues no podremos identificar a los individuos.
Extracción del ADN con Chelex 10%
Se utilizarán las muestras de los ejemplares de lenguado de la descendencia que acabamos de 
muestrear. Las extracciones de ADN se realizarán con el método de resina Chelex 10% (Walsh et al., 
1991). Este método es muy sencillo y rápido, por ello se suele utilizar en ciencia forense. Además 
probaremos la extracción de ADN con un kit comercial y compararemos los resultados.
Cada uno de vosotros va a extraer el ADN del individuo que ha muestreado. El primer paso es 
poner el nombre de la muestra en el tubo. Tomaremos nota en nuestro cuaderno de laboratorio del 
nombre de la muestra y los datos que consideremos importantes (Cuantos más mejor).
•	 Introducir un fragmento de tejido en un tubo de 1,5 mL
•	 Añadir 300ml de Chelex al 10% (caliente a 65ºC)
•	 Añadir 5 µL de proteinasa K (20mg/mL)
•	 Incubar 1 hora a 55ºC y en agitación 
•	 Incubar a 100ºC durante 15 minutos
•	 Dejar enfriar en la meseta
•	 Centrifugar a 13000 rpm durante 3 min y pasar el sobrenadante a un tubo limpio.
•	 Guardar la muestra obtenida a 4º C 
Si tenemos tiempo probaremos a extraer ADN utilizando algún kit comercial de extracción de 
los que tenemos en el laboratorio siguiendo el Protocolo de extracción del KIT.
Para la visualización de los fragmentos amplificados realizaremos una electroforesis en gel de 
agarosa. Como seguramente ya sabéis, esta técnica se basa en el principio de separación de molécu-
las debido a su carga eléctrica y su peso molecular. La carga negativa del ADN debida a los grupos 
fosfato unidos a los desoxiribonucleótidos, hace que migre hacia el polo positivo cuando se expone 
a un campo eléctrico. La migración es inversamente proporcional al logaritmo de la longitud de la 
molécula, pero existe linealidad entre el logaritmo de la movilidad y la concentración de agarosa. El 
peso molecular es utilizado para inferir el tamaño aproximado de los fragmentos.
Según el tamaño de los fragmentos que queramos separar, hay que tener en cuenta el tipo de 
agarosa, el porcentaje de agarosa en el gel, el tampón de migración. Además, a cada muestra se le 
añade un marcador de migración  o tampón de carga (TC) que se utiliza para monitorizar la correcta 
migración de los fragmentos de ADN y para facilitar la carga. Cualquier alteración en el frente de 
avance puede ser detectada observando el marcador, en nuestro caso, azul de bromofenol. La movi-
lidad depende de la concentración de agarosa y del tampón utilizado. 
Marcador de peso molecular
El marcador de peso molecular sirve para calcular la longitud aproximada del ADN problema, 
por esta razón se carga en los laterales del gel. En el mercado hay una gran variedad de marcadores 
de peso molecular adecuados a distintos rangos de tamaño, desde ocho pares de bases hasta 20 kb. 
Suelen construirse mediante digestión del ADN de un fago con distintas combinaciones de enzimas 
de restricción.
Tinción del ADN con GreenSafe Premium
El GreenSafe Premium tiene la misma sensibilidad y se usa del mismo modo que el Bromuro 
de Etidio (BET). La ventaja del GreenSafe es que es no es ni mutagénico, ni tóxico ni carcinogénico. 
Actúa insertándose en los anillos de la molécula de ADN y emite una luz verdosa al ser excitado en 
la longitud de onda del ultravioleta. De manera que la tinción es simultánea a la migración. 
Preparación de geles de agarosa
La agarosa se disuelve en el mismo tampón que se va a utilizar durante la migración, en 
nuestro caso TAE 1X (Tris Acetato EDTA). El protocolo es el siguiente: 
•	 Pesar 1 g de agarosa en la balanza
•	 Medir 50 mL de tampón TAE 1x en una probeta
•	 Mezclar bien y calentar al microondas
•	 Dejar enfriar la solución hasta 60 º C
•	 Añadir 3 µL de GreenSafe Premium a la solución y mezclar
•	 Colocar  las gomas y el peine en la bandeja de metacrilato. 
•	 Añadir la solución de agarosa en medio de la bandeja, evitando que se formen burbujas y 
dejar solidificar durante 20 min.
Carga del gel y migración
Una vez solidificado el gel, se quitan las gomas y el peine y se coloca en la cubeta de electro-
foresis. Comprobamos el nivel de tampón TAE 1x pues debe cubrir el gel. Las muestras que se van a 
cargar se preparan en tubos de ensayo de 1.5 ml independientes. La preparación consiste en mezclar 
5 µl de cada muestra de ADN extraído con 3 µl de tampón de migración. 
Es importante apuntar en nuestro cuaderno de laboratorio el orden de carga antes de empezar, 
cuando terminemos comprobaremos que hemos cargado correctamente. Ajustar la pipeta a 8 ml y 
poner una punta blanca. Empezaremos a cargar por el extremo izquierdo del gel, poniendo en la prim-
era calle el marcador de peso molecular, en nuestro caso es un marcador de 100 pb (Hyper Ladder 
IV de Bioline). Una vez cargado el gel, tapamos y conectamos la cubeta a la fuente de alimentación. 
Ajustamos el voltaje a 75 voltios. Cuando la banda de azul de bromofenol haya alcanzado los dos 
tercios del gel, se detiene la migración y se observa a la lámpara ultravioleta.
Hay que tener también especial cuidado con las exposiciones largas a los rayos ultravioleta, 
mientras se visualizan las bandas de ADN en el gel. Deben de utilizarse obligatoriamente gafas o 
máscaras protectoras. La exposición del gel a la luz ultravioleta durante mucho tiempo provocará la 
rotura del ADN. 
Además de la visualización del ADN en geles de agarosa y se obtendrá una estima de la can-
tidad del mismo y su pureza con una medida directa utilizando un NanoDrop.
Al finalizar esta sesión tendremos el ADN listo para poder amplificar por PCR los marcadores 
genéticos seleccionados.
AMPLIFICACIÓN POR PCR DE MARCADORES MICROSATÉLITES DE LENGUADO
Tenéis una visión esquemática de cómo funciona la amplificación por PCR en la 
figura 1. 
En este caso, amplificaremos mediante PCR tres marcadores microsatélite específicos para 
lenguado denominados GATA 38 (Funes et al, 2004) y Sol 13 D y Sol 9A (Porta et al., 2006). Las 
condiciones de amplificación para los microsatélites las tenéis en la tabla 1.
Nombre          Primers (5´->3´) Unidad repetida Tª MgCl2(mM) MarcajeSol 13D GATCATTAGAGAGGTCACACGAGCCATGACATCATCGCAGACC (GT)12 59 1.5 PETSol 9A GATCCTCTGTGCCACGACGTTGGGATCTGGCCGAGAGCAGATGC (GT)12 59 1.5 6-FAMGATA 38 ATATCATCAGGCAGTAAAACGGTCGCAAATGGCAATCTGCAAACTGACCACTAGATGCCAGT (GATA)20 62  2.0 HEX
Figura 1.- Esquema de una amplificación por PCR
Tabla 1. Condiciones de amplificación de los microsatélites seleccionados.
Pero, ¿Qué es un microsatélite?
Los microsatélites, son repeticiones en tándem de 2 a 6 pb.  El número de repeticiones con-
secutivas en una posición genómica en particular varía de individuo a individuo. El nivel de polimor-
fismo de los marcadores genéticos condicionará su posible aplicación para el estudio de relaciones 
entre individuos.
Y el polimorfismo ¿Qué es? 
La variación genética o polimorfismo es la existencia en una población de dos o más formas 
alélicas (Alelos) en frecuencias apreciables.
Y los alelos…
Son las variantes que observamos para un gen o un marcador genético determinado. En el 
caso de los microsatélites el número de alelos puede ser muy elevado, cada alelo corresponde a un 
número de repeticiones concreto-
Junto a las muestras de ADN extraídas por vosotros vamos a utilizar individuos control (con-
troles positivos), es decir aquellos cuyo ADN ha sido previamente extraído y amplificado, para com-
probar la fiabilidad del procedimiento.
Para la PCR necesitamos mezclar en un tubo los siguientes elementos: DNA genómico total 
que actúa como molde, dos oligonucleótidos complementarios de los extremos de la secuencia a 
amplificar (primers o cebadores) uno de ellos marcado con un fluoróforo, mezcla de dNTPs (dATP, 
dCTP, dGTP, dTTP) Taq DNA polimerasa y magnesio que actúa como cofactor de la polimerasa. La 
reacción se realiza en tubos eppendorf de 0,5 ml y en un volumen total de 15 ml que se completa 
con agua destilada.
Debéis completar la siguiente tabla para determinar la cantidad de cada componente en la PCR
Solución stock Concentración final Volumen (ml)Buffer 10X 1XDNTPs NZY (10 mM) - 0.5Primer F (forward) (10 mM) 10 pmPrimer R (reverse) (10 mM) 10 pmMgCl2 (50 mM) 2 mMDNA (50 ng/ml) 100 ng  2 mlBiotaq (5 U/ml) 1 UAgua destilada 1X
La reacción de amplificación consistirá en un paso de desnaturalización a 95ºC durante 10 
min seguido de 35 ciclos de (30 s a 95ºC + 30 s a xxºC + 40 s a 72ºC) + 10 minutos de extensión 
final a 72ºC. Siendo xx la temperatura correspondiente a cada microsatélite. Lo haremos en dos ter-
mocicladores de gradiente que tenemos en el laboratorio, uno de ellos de la marca Agilent y el otro 
marca Eppendorf. Para la visualización de los fragmentos amplificados realizaremos una electrofo-
resis en un gel de agarosa al 2%. Mezclaremos 5 ml del producto de PCR amplificado y  3 ml del 
tampón de migración. La preparación del gel y la carga se efectuará del mismo modo que antes pero 
hay que tener en cuenta el cambio en la concentración de agarosa. 
OBSERVACIÓN, ANÁLISIS Y DISCUSIÓN DE LOS RESULTADOS
Una vez comprobada la correcta amplificación en el gel de agarosa. Se procede a la mezcla 
de las PCRs de los distintos microsatélites analizados junto a un estándar marcado y formamida de-
sionizada. En nuestro caso el estándar se llama GeneScanTM-500 LIZ Size Standard y está marcado 
con el fluoróforo LIZ, de color naranja. Este estándar está diseñado para tallar fragmentos entre 35 
y 500 pares de bases y proporciona 16 fragmentos marcados de 35, 50, 75, 100, 139, 150, 160, 
200, 250*, 300, 340, 350, 400, 450, 490 y 500 bases (figura 2).
Vamos a preparar las muestras para genotipar, para ello mezclamos en un tubo eppendorf
mlMuestra 0.5 x 3Formamida ¿?Fluoróforo 0.25TOTAL 10
Debéis calcular la cantidad de formamida necesaria para incluir los 3 microsatélites en el 
mismo tubo.
Una vez preparadas las muestras las subiremos al servicio de secuenciación del CACTI, allí 
llevan a cabo la reacción de secuenciación y una vez lista, los fragmentos se migran en un ABI Prism 
310 DNA Sequencer (Applied Biosystems). Este aparato es un secuenciador automático con capila-
res que recogen de la placa cada muestra independientemente y la hacen pasar por un haz de luz 
que excita el fluoróforo correspondiente y se talla por comparación con los fragmentos del estándar 
utilizando, en nuestro caso, el programa GeneMarker v2.4.0. (Figuras 3 y 4).
Figura 2.- GeneScanTM-500 LIZ Size Standard
Figura 3.- Microsatélites de lenguado migrados en un ABI Prism 310 DNA Sequencer
Figura 4.- Microsatélites de lenguado migrados en un ABI Prism 310 DNA Sequencer
Una vez analizados en el secuenciador y seleccionados los alelos con el programa GeneMarker 
v2.4.0., los datos se registran en una hoja Excel, junto al sexo de los individuos y el año de nacimien-
to (Figura 5).
El programa PARENTE, utiliza la información del genotipo: los 2 alelos de cada microsatélite, 
uno del padre y otro de la madre, de todos los individuos, para compararlos con los de los padres 
(parentales). En la figura 6 tenéis un ejemplo de la salida del programa para las posibles parejas de 
padres. Se selecciona aquella pareja que tiene la probabilidad más alta de ser el padre (en la figura 
marcado en color verde)
Figura 5.- Archivo de entrada en el programa PARENTE 
Figura 6.- Archivo de salida del programa PARENTE con la pareja de parentales más probable marcada en verde.
Aquellos individuos marcados en amarillo son los que presentan alguna incongruencia. El 
siguiente paso será revisar la lectura de genotipos para detectar posibles errores.
Para esta sesión, es necesario que dispongáis de un ordenador portátil. Lo primero que va-
mos a hacer es descargarnos una versión demo del programa GeneMarker v2.4.0.
La tenemos en la página web http://www.softgenetics.com/GeneMarker.html
Con los datos obtenidos en el CACTI, y siguiendo las instrucciones previas tenemos que leer 
los genotipos de los individuos que habéis muestreado. Las actividades a desarrollar en esta sesión 
son: 
•	 Lectura de los genotipos obtenidos
•	 Preparación de la plantilla Excel para el análisis posterior
•	 Análisis con PARENTE, que es un programa sencillo de análisis.
•	 Presentación de los resultados obtenidos con los parentales
Los resultados previstos de la sesión serán: 
•	 Genotipos revisados y analizados. 
•	 Asignación de las puestas a los parentales.
PREPARACIÓN DE LA SESIÓN DE PRESENTACIÓN DE RESULTADOS DE LOS PROYECTOS
Una vez tengamos los resultados prepararemos una presentación de power point similar a 
cómo se haría en un congreso científico. Haremos ensayos de la presentación y de las preguntas 
posibles. 
Aprenderéis lo básico para preparar una buena presentación en un congreso, organizada y 
clarificadora y sobre todo a enfrentarse a las preguntas.
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